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Résumé 
Dans les milieux contaminés par les métaux, les organismes vivants sont exposés à plusieurs d’entre 
eux en même temps. Les modèles courants de prédiction des effets biologiques des métaux sur les 
organismes (p. ex., modèle du ligand biotique, BLM ; modèle de l’ion libre, FIAM), sont des modèles 
d’équilibre chimique qui prévoient, en  présence d'un deuxième métal, une diminution de la 
bioaccumulation du métal d’intérêt et par la suite une atténuation de ses effets. Les biomarqueurs de 
toxicité, tels que les phytochélatines (PCs), ont été utilisés comme étant un moyen alternatif pour 
l’évaluation des effets biologiques. Les phytochélatines sont des polypeptides riches en cystéine dont la 
structure générale est (γ-glu-cys)n-Gly où n varie de 2 à 11. Leur synthèse semble dépendante de la 
concentration des ions métalliques ainsi que de la durée de l’ exposition de l’organisme, aux métaux. 
L'objectif de cette étude était donc de déterminer, dans les mélanges binaires de métaux, la possibilité 
de prédiction de la synthèse des phytochélatines par les modèles d’équilibres chimiques, tel que le 
BLM. Pour cela, la quantité de phytochélatines produites en réponse d’une exposition aux mélanges 
binaires : Cd-Ca, Cd-Cu et Cd-Pb a été mesurée tout en surveillant l’effet direct de la compétition par 
le biais des concentrations de métaux internalisés. En effet, après six heures d’exposition, la 
bioaccumulation de Cd diminue en présence du Ca et de très fortes concentrations de Pb et de Cu (de 
l’ordre de 5×10-6 M). Par contre, avec des concentrations modérées de ces deux métaux, le Cd 
augmente en présence de Cu et ne semble pas affecté par la présence de Pb. Dans le cas de la 
compétition Cd-Cu, une bonne corrélation a été observée entre la production de PC2, PC3 et PC4 et la 
quantité des métaux bioaccumulés. Pour la synthèse des phytochélatines et la bioaccumulation, les 
effets étaient considérés comme synergiques. Dans le cas du Cd-Ca, les quantités de PC3 et PC4 ont 
diminué avec le métal internalisé (effet antagoniste), mais ce qui était remarquable était la grande 
quantité de cystéine (GSH) et PC2 qui ont été produites à de fortes concentrations du Ca. Le Pb seul n’a 
pas induit les PCs. Par conséquent, il n’y avait pas de variation de la quantité de PCs avec la 
concentration de Pb à laquelle les algues ont été exposées. La détection et la quantification des PCs ont 
été faites par chromatographie à haute performance couplée d’un détecteur de fluorescence (HPLC-
FL). Tandis que les concentrations métalliques intracellulaires ont été analysées par spectroscopie 
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d’absorption atomique (AAS) ou par spectrométrie de masse à source plasma à couplage inductif (ICP-
MS). 
Mots-clés : phytochélatines, bioaccumulation, C. reinhardtii, cadmium, HPLC-FL, AAS et ICP-MS. 
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Abstract 
In contaminated environments, organisms are often exposed to multiple contaminants at the same time. 
Based upon the current models for predicting metal effects on organisms (e.g., Biotic Ligand Model, 
BLM, the free ion model, FIAM), the presence of a second metal is predicted to decrease the 
bioaccumulation and biological effects of the first. In contrast to this prediction, antagonistic, 
synergistic and additive effects have been well documented in the literature. Phytochelatins (PCs) are a 
family of thiol-rich peptides with a general structure (γ-Glu-Cys)n-Gly  with n=2-11. PCs are involved 
in both metal homeostasis and the protection of plants from metal toxicity, through their role as metal 
chelators. Their synthesis depends upon the metal exposure, the duration of exposure and the biological 
species involved. Therefore, the objective of this study was to determine, in binary mixtures of metals, 
if the synthesis of phytochelatins could be predicted using equilibrium models, such as the BLM. The 
study initially examined binary mixtures: Cd-Ca, Cd-Pb and Cd-Cu by comparing the quantity of 
internalized metal to the amount of phytochelatins produced by Chlamydomonas reinhardtii in 
response to a metal stress. The bioaccumulation results, after six hours of exposure, showed that Cd 
decreased in the presence of Ca and very high concentrations of Pb and Cu. In contrast, it increased in 
the presence of Cu and remained unchanged in the presence of moderate concentrations of Pb. For 
mixtures of Cu and Cd, a good correlation was observed between the production of PC2, PC3 and PC4 
and the quantity of internalized metals. Both bioaccumulation and phytochelatin synthesis were 
considered to be synergistic. For mixtures of Cd and Ca, the amount of PC3 and PC4 produced 
decreased with the internalized metal (antagonistic effect); however, in the presence of added Ca, GSH 
and PC2 production was much higher than predicted. The detection and quantification of the PCs were 
performed using an optimized protocol for high performance liquid chromatography coupled with 
fluorescence detection (HPLC-FL); metal uptake was determined using atomic absorption spectrometry 
(AAS) or inductively coupled plasma mass spectrometry (ICP-MS). 
 
Keywords : phytochelatins, bioaccumulation, C. reinhardtii, cadmium, HPLC-FL, AAS et ICP-MS 
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Introduction 
Les activités anthropiques peuvent déposer et mobiliser les métaux dans les écosystèmes 
terrestres et aquatiques, ce qui augmente leur concentration au-delà des niveaux naturellement 
observés. L’exposition des organismes vivants à de telles concentrations peut générer, chez eux, une 
certaine toxicité. Dans la majorité des études [1, 2],  les formes ioniques d’un métal sont considérées 
comme étant les formes les plus biodisponibles pour les organismes et par la suite ils sont fortement 
corrélés aux effets biologiques dus aux métaux. Dans ce contexte, plusieurs modèles ont été formulés 
tels que celui de l’ion libre (FIAM) et celui des ligands biotiques (BLM). Ces modèles relient la 
biodisponibilité et la bioaccumulation (internalisation) des métaux aux observations d’effets toxiques. 
Pour évaluer la toxicité, plusieurs biomarqueurs sous-létaux sont mis en œuvre; y compris la 
quantification des phytochélatines. Les phytochélatines sont des polypeptides synthétisés pour 
complexer les métaux indésirables et réguler leurs concentrations dans l’organisme. Dans cette étude, 
la bioaccumulation des métaux est reliée à la synthèse des phytochélatines afin de mieux prédire la 
toxicité des mélanges de métaux.  
 
1. CONTEXTE DE LA RECHERCHE 
1.1  Rôles et concentrations des métaux dans l’environnement 
Les métaux sont naturellement répartis dans l’environnement. Leurs propriétés physiques telles 
que le lustre, la malléabilité, la ductilité et la conductivité thermique et électrique les caractérisent et les 
distinguent des autres éléments chimiques [3]. Les métaux traces, comme leur nom l’indique, se 
trouvent en faible abondance dans l’environnement (Figure 1.1). Leurs concentrations ne dépassent pas 
1 mg/L ou 1 ppm [4]. Néanmoins, l’activité industrielle qui connaît un grand essor depuis le XIXe 
siècle a provoqué une concentration locale de ces métaux, ce qui a augmenté leur potentiel toxique 
quant aux organismes vivants [5]. Dans la littérature, différentes classifications existent afin de 
quantifier les effets biologiques des métaux. Ces classifications dépendent de certains critères tels que 
le caractère nutritionnel, la réactivité et l’abondance.  
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Figure 1.1. Répartition des métaux selon leur abondance biogéochimique dans l’environnement [6].  
Certains métaux sont des micronutriments et d’autres n’ont aucun rôle essentiel. Les 
micronutriments (p. ex. Fe, Ni, Cu, Zn…) sont nécessaires à maintenir le métabolisme cellulaire, mais 
à de fortes concentrations, ils peuvent devenir toxiques. Les métaux non essentiels (p. ex. Cd, Hg, 
Pb…) ne semblent avoir, même à l’état de trace, un rôle biologique bénéfique. Plusieurs métaux ont 
tendance à former des complexes avec les ligands contenant le soufre, l’oxygène et l’azote dans des 
molécules tels que les acides aminés [7] en entraînant, par la suite, une perturbation du fonctionnement 
cellulaire [8]. Ils sont souvent classés en trois groupes différents : les métaux en classe A qui sont les 
plus réactifs avec l’oxygène; les métaux en classe B qui préfèrent le soufre et l’azote et les métaux en 
classe C qui ont une affinité intermédiaire (Tableau I.1). 
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Tableau I.1.  Classification de quelques métaux et métalloïdes selon leurs réactivités envers le soufre, 
l’oxygène et l’azote [9]. 
Classe A Classe B Classe C 
Li+, Na+, K+, Cs+, Mg2+, Ca2+, 
Sr+, Ba2+, Al3+, Ga3+, Sc3+, Y3+ 
Tl+, Tl3+, Pb4+, Bi3+, Pd2+, Pt2+, 
Cu+, Ag+, Au+, Hg2+ 
Ga3+, In3+, Sn4+, Pb2+, As3+, 
Sb3+, Ti2+, V2+, Mn2+, Fe2+, 
Fe3+, Co2+, Ni2+, Cu2+, Zn2+, 
Cd2+ 
 
Le cadmium est un métal trace, non essentiel. Sa source naturelle est volcanique. L’intérêt de ce 
métal réside surtout de son utilisation dans des domaines tels que la métallurgie (plaquage 
électrochimique), la fabrication des piles rechargeables, des pigments et des stabilisants pour les 
plastiques. Ces activités industrielles ont augmenté considérablement ses émissions dans 
l’environnement [5].  
La toxicité du cadmium résulte de son affinité avec les ligands contenant le soufre, l’azote et 
l’oxygène. En effet, il interagit avec le métabolisme de trois métaux essentiels : le zinc, le calcium et le 
fer. Chez les plantes, une contamination en cadmium cause des dégâts au niveau de l’appareil 
photosynthétique, et par la suite, ralentit la croissance des plantes [10]. Chez l’être humain, la 
bioaccumulation du cadmium entraîne un mauvais fonctionnement des reins et favorise l’ostéoporose. 
Le plus inquiétant de ce polluant est sa durée de résidence dans le corps humain qui peut atteindre les 
60 ans [11]. 
1.2. Spéciation et interaction des métaux avec les organismes vivants  
En milieu aquatique, un métal peut exister sous différentes formes physiques (dissoutes, 
particulaires et colloïdales) et chimiques (ioniques complexées ou organiques). La spéciation d’un 
métal est définie comme étant la distribution quantitative des différentes formes chimiques et physiques 
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d’un métal. La spéciation est fonction de plusieurs variables physicochimiques telles que la 
température, la salinité, le pH, le potentiel redox, la concentration et la nature des ligands [12, 13]. Il est 
nécessaire de tenir compte de la spéciation chimique d’un métal afin d’évaluer sa biodisponibilité, sa 
bioaccumulation ainsi que sa toxicité envers les organismes vivants (Figure 1.2) [14, 15]. 
La membrane plasmique constitue l’interface entre l’environnement et l’organisme. En général, 
les effets toxiques ont lieu lorsqu’un métal est disponible pour un récepteur biologique à une dose 
appropriée et sous formes chimiques appropriées. Selon la littérature, la forme ionique est la forme la 
plus biodisponible d’un métal [2]. La somme de l’internalisation des métaux  par les différentes voies 
de transport représente la bioaccumulation [16].  
                                                                                  
 
Figure 1.2 : Schématique de l’interaction d’un métal avec l’organisme, menant à une toxicité.  
La présence d’une forte corrélation entre la concentration de l’ion libre d’un métal et les effets 
biologiques observés a incité la formulation de divers modèles de prédiction de la biodisponibilité / 
toxicité. Parmi les modèles les plus étudiés, il y a le Free Ion Activity Model (FIAM) et le Biotic 
Ligand Model (BLM). Le FIAM a été interprété par Sunda [17], Payle [18], Campbell [19] puis Parker 
et Pedler [20] et réévalué par Brown et Markich [21]. Ce modèle est basé sur l’activité de l’ion libre en 
solution. Il traduit l’interaction du métal libre (Mz+) chez un organisme en quatre étapes clés (Figure 
1.3) : (1) transport de masse de l’ion métallique (Mz+) et ses complexes hydrophiles (ML) en solution; 
(2) dissociation/formation des complexes métalliques en solution; (3) adsorption du métal sur la surface 
de l’organisme (M-Rcell);  (4) internalisation lente (limitante) du métal. En plus des étapes citées ci-
Spéciation 
Membrane plasmique : Sites d’internalisation 
Bioaccumulation Toxicité Biodisponibilité 
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dessus, le BLM tient compte d’une manière explicite, de l’effet de compétition des ions avec les 
« ligands biotiques ». Les ligands biotiques peuvent être des sites de transport, des sites actifs sur des 
enzymes ou simplement des sites arbitraires. Comme c’est un modèle d’équilibres chimiques, plus la 
concentration de l’ion compétiteur est grande, moins il y a d’interactions des ions métalliques d’intérêt 
avec les sites sensibles [22, 23].  
 
 
Figure 1.3 : Concept général du FIAM et du BLM. Modifié de [7, 24].  
Pour les deux modèles,  les fortes concentrations des métaux causent une saturation des sites de 
transport ou de bioaccumulation du métal. On peut tenir compte de la saturation des sites en appliquant 
une équation du type « Michaelis – Menten »: 
  
 
Où Jmax est le flux maximal d’internalisation qui a lieu lorsque les transporteurs sont saturés; KM-RS est 
la constante de Michaelis –Menten ou aussi la constante de demi-saturation qui correspond à la 
saturation de la moitié des transporteurs; [Mz+] est la concentration du cation libre en solution. Dans ce 
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cas, le paramètre limitant l’internalisation est le transport du métal à travers la membrane biologique. Si 
les concentrations de métaux sont inférieures à 1/ KM-RS, le flux d’internalisation Jint devrait être 
directement proportionnel à la concentration du métal libre en solution (correspondant à une cinétique 
de transfert du premier ordre).  
En présence d’autres métaux, il est possible de modifier l’équation de Michaelis-Menten afin de 
tenir compte d’une compétition au même site d’internalisation : 
 
 
Où -C RsK  est la constante de Michaelis –Menten de l’ion compétiteur; [C
n+] est la concentration de 
l’ion compétiteur libre en solution. Cette dernière équation nous amène à  proposer trois hypothèses de 
recherche pour l’effet des métaux compétiteurs: 
1- Cas des cations indépendants :  
Si l’internalisation du métal d’intérêt et celle du compétiteur se font par deux sites 
indépendants,  le  métal compétiteur n’a aucun effet sur le flux d’internalisation celui d’intérêt. Par 
conséquent, on prédit qu’aucun effet ne sera observé sur la bioaccumulation du métal d’intérêt et que 
les effets biologiques observés sont additivfs. 
                               
 
[Cn+] (M)
J i
nt
(M
)  (
m
ol
 c
m
-2
 m
in
-1
)
z+
max -
int z+ n+
- -
M
M + C +1
M Rs
M Rs C Rs
J K
J
K K
  
=       
Mz+ 
Cn+ 
  
 
 
19
2- Cas des cations en compétition :  
Si l’internalisation du métal d’intérêt et celle du compétiteur se font par l’intermédiaire du 
même site de transport, la bioaccumulation du premier métal pourrait être affectée par la présence du 
compétiteur (bioaccumulation compétitive). Dans ce cas, on s’attendrait à des effets biologiques qui 
soient antagoniques (réduction quantitative de la toxicité) ou moins qu’additifs. 
 
                               
                                
                     
 Néanmoins, ces modèles demeurent un sujet de débat, particulièrement pour leur application 
aux  mélanges des métaux [25-32]. Une étude faite par Norwood et coll. [23] sur des résultats publiés 
concernant les mélanges des métaux montre que  43.5 % des cas présentent des effets antagonistes ou 
moins additifs, 27.2 % sont additifs et 29.3 % ont un effet plus qu’additif ou synergique. Dans la 
littérature,  il n’y a aucun moyen précis pour l'interprétation de ces résultats, car le processus de 
bioaccumulation ou de toxicité est très complexe. Les métaux d’intérêts peuvent interagir avec les 
constituants du  milieu d’exposition, les processus physiologiques et le (s) site (s) de toxicité. De 
même, il n’est toujours pas compréhensible de relier les effets biologiques à la bioaccumulation du 
métal.  
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1.3. Effets des métaux – biomarqueurs de toxicité. 
 Afin de se protéger des métaux toxiques et de maintenir une concentration optimale de 
micronutriments à l’intérieur de la cellule, les algues et les plantes ont développé diverses stratégies. 
Une de ses stratégies est la synthèse des biomolécules contenants des groupements fonctionnels à haute 
affinité tels que les groupes amines, les carboxyles et les thiols [33-38]. La haute affinité du 
groupement sulfureux aux Cd, Cu, Ag, Pb, etc. classifie les métallothionéines, le glutathion (GSH) et 
les phytochélatines (PCs) parmi les chélateurs les plus efficaces des ions métalliques [39]. Ainsi, 
l’électronégativité de ce groupement (thiol) et la présence d’une multitude de méthodes de détection le 
classifient parmi les biomarqueurs de toxicité les plus étudiés [40-45]. 
Les métallothionéines. Les métallothionéines sont des protéines, riches en cystéines, de 
faible masse molaire (5 à 10 kDa). Elles sont présentes dans toute la chaîne alimentaire allant des 
bactéries jusqu’à l’être humain [46]. Elles ont été isolées pour la première fois chez les mammifères par 
Margoshes et Vallée en 1957 [47]. Les métallothionéines ont été classées en trois classes différentes où 
les phytochélatines font partie de la troisième classe [48]. Elles jouent un rôle important dans le 
contrôle homéostatique, le métabolisme et la détoxification d’un certain nombre de métaux tant 
essentiels (Cu, Zn) que toxiques (Cd, Hg) [49]. 
Le glutathion. Le glutathion (GSH) est un tripeptide formé par la condensation d'acide 
glutamique, de cystéine et de glycine : γ-L-glutamyl-L-cystéinylglycine (Figure 1.4) 
 
Figure 1.4 :  Structure du glutathion [50]. 
Le glutathion est typiquement présent dans les cellules eucaryotes. Il forme des réservoirs 
importants de sulfures non protéiniques chez les animaux, plantes, algues et bactéries [51]. Dans 
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certains tissus, sa concentration peut atteindre 10-3 M [52]. La synthèse du glutathion a lieu dans les 
chloroplastes et le cytosol [53]. Elle nécessite la présence de deux enzymes : la  γ-glutamyl-Cystéin- 
Synthétase (γ-ECS) et le Glutathion-Synthétase (GS). La première catalyse la formation de γ-
glutamylcystéine (γ-EC), à partir de la cystéine et de l’acide glutamique et la deuxième active la 
formation du glutathion en additionnant la glycine au C terminal de γ-EC (étape 3 de la figure 1. 5).  
 
Figure 1.5 : Schéma représentant la synthèse et le cycle redox du glutathion [54]. 
L’échange entre les deux formes du glutathion (forme réduite : GSH et forme oxydée : GSSG) 
maintient l’équilibre redox à l’intérieur des compartiments cellulaires [55] et confère ainsi au 
glutathion le pouvoir d’être un antioxydant très puissant. Par conséquent, il défend l’organisme contre 
les radicaux libres et les dérivés oxygénés tel que le peroxyde d’hydrogène. De plus, le GSH constitue 
le substrat de la biosynthèse des phytochélatines (étape 3 de la figure 1.4).  
Les phytochélatines. Les phytochélatines (PCs) sont des polypeptides intracellulaires non 
ribosomales, de faibles masses moléculaires (2 à 10 kDa). Elles étaient découvertes pour la première 
fois dans la levure Schizosaccharomyces pombe [56-58] puis dans les plantes supérieures [59] et les 
algues [60, 61]. 
La structure générale des PCs est (γ-Glu-Cys)nGly où n varie entre 2 et 11. Sa réaction de  
biosynthèse à partir du glutathion est représentée ci-dessous : 
       GSH PCn PCn+1 
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                          La détoxification et l’homéostasie des métaux par les PCs passent par plusieurs étapes 
(Figure 1.6). Une fois que les métaux sont bioaccumulés, ils peuvent activer la phytochélatine 
synthétase (PCS), l'enzyme responsable de la synthèse des PCs. Les PCs synthétisées séquestrent les 
ions métalliques en formant des complexes de faible poids moléculaire (Low molecular weight Cd,S-
complex (LMW)) et les transportent activement vers la vacuole où ils se stabilisent, par l’addition des 
sulfures, en complexes de poids moléculaire plus important (high molecular weight Cd,S-complex  
(HMW)). L’acidité de la vacuole peut contribuer à la dégradation de ces complexes en acides aminés 
qui, à leur tour, migrent vers le cytoplasme. Les ions métalliques, quant à eux, peuvent être complexés 
de nouveau par les phytates et les acides polycarboxyliques présents dans la vacuole ou aussi migrer 
vers le cytoplasme. 
  
 
 
23
 
Figure 1.6 : Schéma représentant la bioaccumulation et la séquestration du cadmium par les PCs dans 
une cellule végétale [62]. 
La synthèse et le degré de polymérisation des PCs dépendent de quatre facteurs : la nature du 
métal, la concentration de sa forme ionique, l’espèce étudiée et le temps d’exposition. Dans des 
conditions contrôlées aux laboratoires sur les phytoplanctons, le Cd est considéré comme l’activateur 
principal des PCs, suivi de Cu,  Zn, As, Hg, Cr, Co, Ag, Ni et Pb [35, 36, 63-66]. Pour un métal donné, 
plus le temps d’exposition est long ou la concentration est élevée, plus les PCs sont induites et leur 
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degré de polymérisation devient de plus en plus important, et cela, pour complexer le plus possible les 
métaux indésirables et former, par la suite, des complexes PC-métaux assez stables (Figure 1.7) [67, 
68]. 
 
Figure 1.7 : Schéma représentant la séquestration du cadmium par les groupements sulfures présents 
dans les cystéines d'une phytochélatine. 
En plus de la production des PCs, d’autres peptides analogues aux PCs (PCs-like ) ont été 
identifiés (Tableau I.2). Structuralement, ces peptides ont le même motif de répétitions (γ-Glu-Cys)n 
que celle des PCs avec une substitution de l’acide aminé terminal (Tableau I.2). 
Tableau I.2.  Classification des peptides analogues aux PCs (PCs-like) produites chez différents 
organismes [40, 69]. 
Type Structure Organisme Précurseur 
Homophytochélatine (γGlu-Cys)n-Ala Légumes Homoglutathione 
Phytochélatine Déglyciné (γGlu-Cys)n Maïs, 
levures 
 
Hydroxyméthyl-
phytochélatine 
(γGlu-Cys)n-Ser Graminées Hydroxymethylglutathione 
iso-Phytochélatine (Glu) (γGlu-Cys)n-Glu Maïs Glutamylcysteinylglutamate
iso-Phytochélatine (Gln) (γGlu-Cys)n-Gln Raifort  
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Identification et détection des phytochélatines. Plusieurs méthodes sont utilisées pour la 
caractérisation des PCs seules ou des complexes  métal-PC dans des différentes matrices (Tableau I. 3). 
Par exemple, pour quantifier le complexe PC – métal, des techniques telle que la spectroscopie 
d’ionisation par électro nébulisation couplée à la spectrométrie de masse (ESI-MS) ou à la 
spectrométrie de masse en tandem (ESI – MS / MS) ont été utilisées. La spectrométrie de masse à 
source plasma à couplage inductif (ICP-MS) et celle en tandem nécessitent une étape préliminaire de 
purification et d'isolation des PCs. Cette étape peut être effectuée soit par l'électrophorèse capillaire à 
zone (CZE), soit par chromatographie liquide (HPLC) à phase inversée ou par chromatographie par 
exclusion de taille (SEC). Ce genre de couplage offre une bonne sensibilité et des bons renseignements 
sur la structure des PCs, mais ils sont dispendieux.  
Due à l’électronégativité du groupement thiol, il est possible d’avoir recours aux méthodes 
électrochimiques qui analyse directement les PCs sans effectuer l’étape de dérivatisation (Section 2.5). 
Parmi ces méthodes, il y a la voltampérométrie à redissolution cathodique (CSV) [70], la 
chronopotentiométrie par redissolution  (SCP) ou la voltammétrie impulsionnelle différentielle (DPV).  
Récemment, la chromatographie liquide haute performance (HPLC) a été couplée à une électrode 
modifiée avec des nanotubes de carbone (HPLC-ED). Cette méthode offre une très bonne limite de 
détection de l’ordre de fmol avec un temps d’analyse relativement court. En 2010,  la chromatographie 
liquide à ultra pression couplée à une spectrométrie de masse en tandem (UPLC – MS / MS) a été 
utilisée. Sa limite de détection est légèrement plus basse que celle de l’HPLC-ED. Elle peut être une 
très bonne technique de détection pour les PCs. 
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Tableau I.3. Résumé des techniques analytiques pour la détermination des PCs. 
Technique utilisée Matrice Analyte  LOD (a) (nM) Référence 
Polarographie 
P. tricornutum et 
Agrostis cappilaris 
PCs _ [71] 
CSV Solutions standards GSH, PC2, PC3 _ [72] 
SEC-ICP-MS Plantes PCs  10 000 [73] 
HPLC-ICP-MS Plantes PCs _ [74, 75] 
HPLC-FL Phytoplanctons GSH, PC2 41.4,  37.3 (b) [44] 
HPLC-(UV-Vis) Plantes PCs _ [76] 
CE – (UV-Vis) 
Échantillons 
biologiques 
GSH, PCs 2500, -- [77] 
SCP Nicotiana tabacum GSH, PC3 _ [78] 
DPV Solutions standards PC2 _ [79] 
ESI-MS Solutions standards PC4 _ [80, 81] 
HPLC-ESI-MS/MS 
Datura innoxia   et 
Vicia faba et 
Chlorella vulgaris 
GSH, PC2, PC3 81, 440, 120 [82-84] 
CZE-ICP-MS/MS Riz (Oriza sativa) PC2, PC3, PC4 55.4, 142, 717 [85] 
HPLC-ED Maïs (Zea mays L.) GSH, PC2, PC5 1, 7, 519 [86, 87] 
UPLC-MS-MS 
Chlamydomonas 
reinhardtti 
GSH, PC2, PC3 5.8, 5.1, 16.8 [88] 
 
Glossaire :  LOD : limite de détection ; CSV : voltampérométrie à redissolution cathodique ;  SEC :  chromatographie par 
exclusion de taille ; CE : l’électrophorèse capillaire ; ICP-MS : spectrométrie de masse à source plasma à couplage 
inductif ; MS-MS :  spectrométrie  de masse en tandem ;  HPLC :  chromatographie liquide haute performance ; FL : 
fluorescence ; CZE : électrophorèse capillaire de zone ; SCP : chronopotentiométrie par redissolution ; DPV :  voltamétrie 
impulsionnelle différentielle ; ESI-MS : spectrométrie de masse d'ionisation électrospray ; ED : Détection 
électrochimique ; UPLC : Chromatographie liquide ultra performance 
(a) valeurs tirées de la référence la plus récente. (b) Calculée. 
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Parmi les premières techniques qui étaient et sont encore très populaires est la HPLC à phase 
inversée couplée soit à un détecteur d’UV-VIS soit à un détecteur de fluorescence. Ces méthodes sont 
caractérisées par leur faible coût d’instrumentation, la facilité de manipulation et la possibilité 
d’automatisation par l’intermédiaire d’un échantillonneur automatisé. Souvent, la HPLC exige une 
étape supplémentaire qui est la dérivatisation des PCs. Selon le type de détecteur, la dérivatisation peut 
avoir lieu à différents moments. Avec le détecteur de spectrométrie UV-VIS, la dérivatisation se fait 
après la séparation des polypeptides (dérivatisation post-colonne). Le réactif utilisé, pour ce type de 
dérivatisation, est le 2,4-dinitrothiocyanatebenzène (DTNB). Le DTNB  réagit avec le groupement 
sulfureux pour produire le 2–nitro-5-thiobenzoate dont son absorption maximale est à 410 nm [89]. Par 
contre, ce dérivé n’est pas suffisamment sensible  pour la détection des PCs dans les phytoplanctons, 
mais il peut l’être dans le cas des plantes supérieures [66]. Avec le détecteur de fluorescence, une 
dérivatisation pré-colonne est nécessaire [66, 90]. Le fluorophore le plus communément utilisé est le 
monobromobimane (mBrB). Son dérivé absorbe à 380 nm et fluoresce à 470 nm. Une comparaison a 
montré que le mBrB est plus sensible que celui de DTNB. Aussi, le détecteur de fluorescence montre 
une meilleure sensibilité par rapport aux techniques basées sur l’UV-VIS. À tenir compte que ces deux 
agents ne sont pas spécifiques juste pour les PCs, mais pour n’importe quel composé contenant un 
groupement sulfureux.  
Dans le cas de la fluorescence, d’autres fluorophores sont aussi utilisés tel que le 7-fluorobenzo-
2-oxa-1,3-diazole-4-sulfonate d’ammonium (SBD-F) et le O-phthaldialdéhyde (OPA).  L’utilisation de 
ces deux fluorophores est cependant limitée. l’OPA n’est stable que pour de courtes périodes de temps, 
inférieures à 3 heures [91]. De plus, des réactions secondaires peuvent avoir lieu avec les groupements 
aminés des peptides ce qui limite les analyses. Quant au SBD-F, il nécessite un détecteur de 
fluorescence très sensible avec des filtres optiques spécifiques. De même, son dérivé n’est stable que 
pour des durées limitées. Dans les conditions optimales d’entreposage, à 4 °C et à l’abri de la lumière, 
le dérivé de SBD-F reste stable pendant 10 jours. Tandis que celui du mBrB reste stable pendant six 
semaines [44].  
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Les PCs sont très sensibles à la température, à la lumière et à la présence des métaux en 
solution. En effet, la température facilite la dégradation de ces polypeptides grâce aux enzymes 
présents dans la matrice algale ; la lumière et les métaux favorisent l’oxydation des thiols réduits. D’où 
la nécessité de les manipuler à 4 °C, à l’abri de la lumière et d’ajouter des agents complexants des 
métaux tels que le DTPA et des agents de réduction (réduction des thiols oxydés) tels que le 
dithiothreitol (DDT) ou le tris 2-carboxyethyl) phosphine (TCEP).  
1.4. Objectifs de l’étude 
L'objectif de cette étude est de vérifier la possibilité de prédiction de la synthèse des 
phytochélatines par le modèle des ligands biotiques (BLM), ou plutôt le modifier pour mieux prévoir 
les effets des mélanges de métaux. L'étude examinera la réponse d’une algue verte, Chlamydomonas 
reinhardtii, suite à une exposition au cadmium seul puis aux mélanges binaires des métaux : Cd – Ca, 
Cd - Cu et Cd - Pb. La bioaccumulation ainsi que la synthèse des phytochélatines ont été vérifiées afin 
de mieux comprendre le rôle de l’interaction des métaux sur leurs effets biologiques.  
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2. MATÉRIELS ET MÉTHODES 
Dans ce chapitre, seulement les détails expérimentaux qui n’ont pas été suffisamment 
approfondis dans l’article sont présentés.  
2.1.  Choix de l’organisme : Chlamydomonas reinhardtii 
Greek : chlamys, cape ou couverture ; monas : unique, terme utilisé pour les organismes 
unicellulaires flagellés [92]. 
 
Figure 2.1. Observation microscopique de Chlamydomonas reinhardtii [93]. Échelle de 1 µm. 
Chlamydomonas reinharditti est une algue unicellulaire. Son diamètre varie entre 1 et 10 µm. Comme 
tout les autres organismes unicellulaires, elles ont une bonne capacité d’accumulation des métaux 
Échelle correspond; leurs paramètres de croissance (taille, phase de croissance, surface et densité 
cellulaire) sont facilement contrôlables et mesurables en laboratoire; leur mise en culture est simple et 
rapide. Il y a plusieurs avantages d’avoir recours au C. reinhardtii pour les études environnementales : 
(i) elles sont à la base de la chaîne alimentaire; (ii) elles sont sensibles à de faibles concentrations de 
métaux; (iii) elles n’ont besoin que des éléments inorganiques et du gaz carbonique pour maintenir 
l’ensemble de leurs fonctionnements vitaux et surtout (iv) le génome de C. reinhardtii est totalement 
séquencé [94]. 
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2.2. Milieu de culture des algues 
La souche de C. reinhardtii utilisée pour cette étude a été obtenue du Centre de 
Chlamydomonas à Duke University  (type sauvage WT-2137). L’algue a été cultivée sur une plaque 
1.5 % d’agar afin de maintenir la viabilité des cellules. Pour rester le plus près possible des conditions 
environnementales, la plaque a été conservée pour un maximum d’un mois dans un incubateur à 20 ⁰C, 
sous un cycle de 12 h de lumière et 12 h d’obscurité. Un grain d’algues a été prélevé de la plaque 
d’agar par l’intermédiaire d’un fil de platine stérilisé à la flamme, puis transféré dans 100 mL d’un 
milieu de croissance TAP (Tris-Acétate-Phosphate) contenant des métaux traces (MT) (Tableau II.1). 
Cette culture liquide est appelée "Diaz 0".  
Tableau II.1.  Composition du milieu de croissance TAP+MT 
 
Macronutriments (M) Micronutriments (M) 
NH4Cl 1,75×10-3 H3BO3 4,61×10-5 
CaCl2·2H2O 8,50×10-5 ZnSO4·7H2O 1,91×10-5 
MgSO4·7H2O 1,01×10-4 MnCl2·4H2O 6,40×10-6 
K2HPO4 1,88×10-4 FeSO4·7H2O 4,49×10-6 
KH2PO4 1,00×10-4 CoCl2·6H2O 1,70×10-6 
Tris 4,99×10-3 CuSO4·5H2O 1,58×10-6 
CH3COOH 4,85×10-3 (NH4)6Mo7O24·4H2O 2,24×10-6 
 Na2·EDTA·2H2O 3,36×10-5 
 
Après 4 jours d’incubation, la Diaz 0 devrait atteindre la phase mi-exponentielle avec une 
densité cellulaire entre 1,5 et 3,0 millions de cellules par mL. Cette densité cellulaire a été mesurée par 
un compteur de particules (Multisizer III, Beckman Coulter). La culture a été diluée à 100 000 cellules 
par mL-1 (volume total de 1 L) qui, à son tour, devraient atteindre la phase mi-exponentielle après 3 
jours (Figure 2.2). Cette culture est appelée « Culture 1 ». Les deux cultures (Diaz 0 et Culture 1) ont 
  
 
 
31
été incubées sous les mêmes conditions : une température de 20 °C,  une agitation circulaire de 100 
rpm et un cycle de 12 h lumière et 12 h obscurité (Infors HT, Multitron). 
Afin d’éviter toute contamination, toute la verrerie a été préalablement trempée dans l’acide 
(0.1 % HNO3) durant 24 à 48 h puis rincée 6 fois avec de l’eau ultra pure (MilliQ). Les fioles, 
contenant le milieu de culture, sont ensuite stérilisées par autoclavage. 
                                                             
 
  
 
Figure 2.2. Inoculation d’une culture de C. reinhardtii. 
2.3.  Milieu d’expérience 
Les algues de la culture 1 atteignant la phase exponentielle ont été centrifugées à 2150×g (4000 
rpm, Multifuge 1SR, Heraeus) pendant 4 minutes. Le culot d’algues a été rincé deux fois avec une 
solution du milieu d’expérience (milieu TAP sans les métaux traces; TAP-MT) préalablement 
autoclavée et ajustée à un pH de 7. Finalement, le nombre de cellules de la solution concentrée et leurs 
volumes désirés ont été mesurés par un compteur de particules (Multisizer III, Beckman coulter). 
Afin de prévoir les concentrations totales du métal à ajouter dans les différents milieux 
d’expérience, la spéciation chimique des métaux dans ces milieux a été calculée par le logiciel Visual 
MINTEQ 3.0 en tenant compte de tous les composants du milieu et des paramètres physico-chimiques 
C. reinhardtii 
sur une boite de 
pétri 1.5% 
Inoculation 
Fil de platine 
Transfert 
Diaz 0 
100mL TAP+MT
Culture 1 
1000 mL TAP+MT 
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clés (pH = 7,  température = 25 °C et force ionique =10-2 M). En utilisant ce logiciel, il est possible 
d’estimer la concentration du métal libre. 
2.4. Détermination de la bioaccumulation 
Les expériences de bioaccumulation ont été préalablement optimisées dans le groupe pour des 
expositions de courte durée (<1 h). Le besoin des expositions à plus long terme (6 h) exige des 
optimisations supplémentaires en ce qui concerne la densité cellulaire (voir chapitre optimisation - 
densité algal), et cela, afin d’assurer qu’aucune perte de métal ou modification de sa spéciation 
chimique n’ait lieu. Tous les milieux expérimentaux ont été équilibrés pendant 24 h avant l’exposition. 
À la suite de la mesure de la surface cellulaire des algues, un volume de la solution concentrée d’algues 
a été transféré vers le milieu d’exposition afin d’atteindre une faible densité cellulaire de 0.15 cm2/mL. 
Après 6 h d’exposition aux métaux, la bioaccumulation a été arrêtée par l’ajout d’une solution d’EDTA 
(concentration finale=10-3 M). Ce traitement assure que tout le métal non internalisé par les algues 
(c'est à dire adsorbé sur les parois cellulaires des algues ou en solution) est complexé. La solution a 
ensuite été filtrée, par l’intermédiaire d’une unité de filtration, sur une membrane de nitrocellulose (3.0 
μm, Millipore) puis les bords de l’unité de filtration ont été rincés avec une solution de TAP-MT. Le 
filtre a été digéré avec de l’acide nitrique ultra pur 65 % à une température de 80 °C (four VWR, model 
1324). Suite à la digestion, la solution a été diluée pour obtenir 1.95 % (v/v) d’acide nitrique. En ce qui 
concerne la détermination du métal dissous, la filtration d’un faible volume (p. ex. 10 mL) du milieu 
d’expérience s’est fait par l’intermédiaire d’une seringue et un petit porte - filtre (taille de membrane 
est de 0.22 μm) (Figure 2.3).  
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Figure 2.3. Étapes requises pour l’analyse des métaux dissouss et bioaccumulés. 
Les concentrations de métaux ont été mesurées par la spectroscopie d’absorption atomique au 
four de graphite (GFAAS) ou par spectrométrie de masse à source plasma à couplage inductif (ICP-
MS) dont les paramètres d’analyse sont définis dans les tableaux II.2 et  II.3.respectivement. 
Tableau II.2. Paramètres du spectromètre d’absorption atomique à four graphite. 
Élément : Cd 
Matrice : 1,95% v/v acide nitrique ultrapure 65% (Sigma-Aldrich) 
Courant de la lampe : 4 mA  
Longueur d’onde : 228,8 nm  
Largueur de la bande spectrale : 0,5 nm 
Gaz : Argon 
Conditions d’opération du four 
No. Étape Température (oC) 
Temps 
(sec.) 
Débit du gaz 
(L/min.) 
Lecture 
 
1 85 5 3,0 Non 
2 95 40 3,0 Non 
Arrêt de la bioaccumulation 
par EDTA 
Filtration 
Métal internalisé 
Métal dissous 
Digestion 
HNO3 / 85⁰C
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3 120 10 3,0 Non 
4 250 5 3,0 Non 
5 250 1 3,0 Non 
6 250 2 0 Non 
7 1800 0,8 0 Oui 
8 1800 2 0 Oui 
9 1800 2 3,0 Non 
 
Tableau II.3. Paramètres d’analyse du ICP-MS. 
 
 
Eléments 
 
Cd: 111 
Cu: 63 
Pb: 208 
Débit  du Nébuliseur 0,97 L/min 
Débit du gaz du plasma 18 L/min 
Débit du gaz auxilliaire 1,2 L/min 
Temps d'arrêt 50 ms /UMA 
Balayages  20 
Répliques 3 
Temps d’intégration 1000 ms 
Étalon interne pour les interférences de la 
matrice 
Indium 50 ppb 
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Arrêt de la 
bioaccumulation 
EDTA 
Récolte des 
algues 
Obtention du 
Culot rincé 
Lavage 
TAP-MT 
       
 
  
Centrifugation 
(4 min, 2150xg, 
4°C) 
Centrifugation 
(4 min, 
2150xg, 4°C) 
Transfert vers 
un microtube 
Centrifugation (4 
min, 13000xg, 
4°C) 
Retrait de la 
solution de 
rinçage 
Conservation à  
-80⁰C 
rincage 
TAP-MT 
Conservation à -
80⁰C 
2.5. Dosage des phytochélatines par HPLC 
Les phytochélatines (thiols) induites à la suite des expositions aux métaux ont été extraites puis 
dérivatisées afin de les analyser par HPLC couplée d’un détecteur de fluorescence.  
Isolation des algues. Suivant l’exposition des algues aux solutions expérimentales, la collecte des 
algues peut se faire de deux manières différentes soit par filtration soit par centrifugation (Figure 2.3). 
Dans le cas d’une collecte par filtration, la même procédure expérimentale que celui de la 
bioaccumulation a été utilisée, sauf qu’à la fin, le tube contenant le papier-filtre a été congelé à -80 ⁰C 
jusqu’à l’extraction des phytochélatines. La collecte par centrifugation consistait à centrifuger la 
solution contenant les algues pendant 4 min à 2150 x g (4000 rpm, Multifuge 1SR, Heraeus). Par la 
suite, le culot a été lavé par la solution d’exposition (TAP-MT) puis recentrifugé 4 minutes à la même 
vitesse. Le culot rincé est de nouveau combiné à une solution de rinçage puis transféré à un microtube 
(1,5 mL, Eppendorf).  Le volume du microtube a été ajusté par ajout du TAP-MT à 1.5 mL puis de 
nouveau centrifugé à haute vitesse (13000 x g) pendant 5 minutes. Finalement, le surnageant a été retiré 
du microtube et ce dernier avec le culot ont été conservés à -80 ⁰C jusqu’à l’extraction des 
phytochélatines. Un schéma des deux modes d’isolation d’algues  a été détaillé dans la Figure 2.4.   
 
 
 
Figure 2.4. Isolation d’algues à la suite d’une exposition aux métaux. 
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Extraction des thiols. Pour éviter toute dénaturation possible des polypeptides par les enzymes, 
l’extraction des thiols a été faite à 4 ⁰C (Figure 2.5). Les microtubes contenant les algues seules (cas de 
centrifugation) ou les algues avec papier filtre (cas de filtration) ont été décongelés en les remuant entre 
les doigts. Ensuite, 1 mL de 0.12 M d’HCl/5 mM de DTPA (acide diéthylène triamine pentaacetique) a 
été ajouté au microtube pour minimiser l'oxydation des thiols [14]. Afin de réaliser un meilleur bris 
cellulaire, on a ajouté des billes de verre puis tourbillonné le mélange par l’intermédiaire d’un vortex 
(Digital vortex mixer, 3000  rpm, Fisher Scientific) pendant 2 minutes, effectué une ultrasonication 
(Branson 5510) des cellules (4 ° C, 5 min), puis centrifugé le tout (13000 x g, 20 min, 4 ° C) afin 
d’éliminer les débris cellulaires.  
 
                                                                                                                       
 
 
Figure 2.5. Étapes requises pour l’extraction des thiols. 
 
Dérivatisation des thiols. Une aliquote de 250 μL du surnageant a été prélevée et tamponnée à un 
pH entre 8 et 9 en ajoutant 615 µL de 200 mM HEPES/5mM DTPA (Figure 2.6). À ce pH, les 
groupements thiols sont déprotonnés. Comme le S- est un bon nucléophile, il favorise ainsi la réaction 
de dérivatisation [19]. Ensuite 25 µL de TCEP (tris (2-carboxyethyl) phosphine) ont été ajoutés pour 
maintenir le soufre à l'état réduit avant la dérivatisation par mBrB (monobromobimane).  
 
(CH3CH2COOH)3P + RS-SR + H2O                           (CH3CH2COOH)3 P ═ O + 2 RS-H 
  TCEP          Thiol oxydé                Thiol réduit 
 
Après 15 min dans l'obscurité, 10 µL de 100 mM mBrB ont été ajoutés et le mélange est laissé un 
15 min supplémentaire dans l’obscurité.  
Culot des 
algues 
1mL DTPA/HCl 
+ billes de verre 
Bris de la membrane 
cellulaire 
Votex et 
sonication 
Isolation des débris 
en suspension 
Centrifugation 
(20min, 13000 x g, 
4⁰C) 
Surnageant 
contenant les PCs 
  
 
 
37
 
Les réactions ont été stabilisées par l'addition de 100 µL de 1 M MSA (acide métasulfonique). Les 
échantillons ont été filtrés à travers des filtres en nylon avec une porosité de 0,2 µM,  puis conservés à 
4 °C jusqu'à l'analyse par HPLC. Le blanc et la courbe standard sont obtenus en utilisant 250 μL du 
surnageant d’algues de contrôle (non exposées aux métaux) et différentes concentrations des étalons de 
PCs (de chez Anaspec) 1, 5, 10, 25, 50, 100 et 200 µg/mL. 
  
                                                                                       
 
 
Figure 2.6. Étapes requises pour la dérivatisation des thiols. 
 
Analyse sur HPLC. Les échantillons dérivés (thiols fluorescents) sont placés dans des flacons pour 
les injecter automatiquement (Jasco Intelligent Autosampler AS-2055). L’analyse en chromatographie 
liquide est en phase inversée avec une colonne C18 (Atlantis 3 µm reverse phase 4.6 mm 75 mm). Le 
système est un Jasco LC-NetII/ADC couplé à un détecteur en fluorescence (Jasco FL-2020 Plus). Pour 
le dosage, un volume de 100 μL de chaque échantillon est injecté dans le système HPLC, 
préalablement réglé et équilibré (Température de la colonne = 40 °C, débit de la phase mobile = 1 
mL.min-1, λexcitation = 380 nm et λémission = 470 nm) et un gradient de concentration des phases bien 
défini (Tableau II.4). 
 
 
 
Réduction des 
thiols 
Stabilisation de la 
réaction
25 µL TCEP 10 µL mBrB 100  µL MSA 
Dérivatisation 
des thiols
250 µL surnageant 
+ 650 µL HEPES / 
DTPA 
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Tableau II.4. Profil de gradient de concentration des phases. 
Temps de pompage (min) 
Gradient de concentration 
ACN TFA/Eau (1 :1000, v/v) 
0 à 20 10 → 25 % 90 → 75 % 
20 à 30 25 → 100 % 75 → 0 % 
30 à 35 100 → 10 % 0 → 90 % 
35 à 45 10 % 90 % 
 
2.6. Viabilité cellulaire 
 La viabilité cellulaire a été déterminée par un test colorimétrique basé sur l'activité de la 
déshydrogénase afin d’assigner le nombre des cellules vivantes lors des expositions à fortes 
concentrations en métaux. En effet, en présence du PMS (phenazine metosulfate), le MTS ([3 - (4,5-
diméthylthiazol-2-yl) -5 - (3-carboxymethoxyphenyl) -2 - (4-sulfophényl)-2H-tétrazolium], sel interne, 
Promega) est réduit par les cellules en formazan de couleur brunâtre. Le formazan dans la solution 
absorbe fortement à 490 nm et la quantité produite est directement proportionnelle au nombre de 
cellules vivantes dans la solution. Après mélange des réactifs et des cellules, l’échantillon est incubé 
pendant 30 min à 37 ⁰C. Le témoin est préparé à partir d’un simple mélange MTS/PMS dans le TAP-
MT. 
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3. OPTIMISATION 
Dans ce chapitre, le dosage des phytochélatines standards ainsi que la méthode d’exposition 
d’algues aux métaux ont été optimisés. 
3.1. Optimisation du dosage des phytochélatines          
3.1.1. Stabilité des phytochélatines 
Pour mesurer la stabilité des PCs, quatre concentrations filles de 100 µg/mL PCs ont été 
préparées, dans l’eau distillée, à partir d’une concentration mère de 1 mg/mL. Les solutions filles ont 
été conservées, pendant 24 h, à différentes températures (-80 °C, -20 °C, 4 °C et à la température 
ambiante) puis elles ont été derivatisées puis analysées sur HPLC (Tableau III.1). Une autre solution a 
d’abord été dérivatisée puis congelée à -20 °C pendant 24 h. Les résultats obtenus ont été comparés à 
une solution fraîchement préparée puis dérivatisée. En supposant que la solution fraîchement préparée 
correspond à 100 % du signal, celle qui a d’abord été dérivatisée puis congelée a donné un signal de 
99.7 % tandis que le signal correspondant à l’échantillon congelé à -20 °C était 92.6 % et celui de -
80 °C était de 81 % (Tableau III.1). Les résultats indiquaient que l’utilisation de la solution fraîche était 
optimale, cependant, l’erreur analytique associée avec le pesage de très faibles quantités (inférieure à 
1 mg) pour chaque analyse faisait que cette solution n’était pas réalisable dans nos laboratoires. 
Comme deuxième choix, l’utilisation d’un dérivé congelé, mais on avait peu de confiance qu’une 
courbe standard effectuée à partir d’une dérivatisation antérieure (l’erreur de dérivatisation peut parfois 
dépasser les 20 %). La conservation a donc été effectuée par une simple congélation à -20 °C. Dans ce 
cas environ 1 mg de chaque standard : PC2, PC3 et PC4 ont été dissous dans 1 mL d’eau Milli-Q (le 
même microtube). À la suite de leur dilution, des aliquotes de 50 µL des PCs ont été distribués dans des 
microtubes de 200 µL puis congelés à -20 °C. 
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Figure 3.1. Stabilité de PC3 en fonction de la condition d’entreposage. 
Tableau III.1. Proportion des phytochélatines restantes à des différentes températures. 
PC3 fraîche -20 °C -80 °C 4 °C 20 °C 
Dérivatisé 
congelé 
Pourcentage 100 % 92.6 % 81.0 % 71.0 % 21.9 % 99.7 % 
 
3.1.2. Choix de la phase mobile 
La performance de la technique HPLC dépend évidemment du choix de la phase mobile. Le 
solvant le plus utilisé pour la séparation et quantification des phytochélatines en chromatographie en 
phase inverse est l’acétonitrile (ACN). Cependant, au début de la maîtrise, il y avait une rupture de 
stock internationale de l’acétonitrile et de ce fait, son coût a énormément augmenté (un bidon de 4 L 
d’acétonitrile coutait 400 $). Encore, dans la littérature scientifique, la séparation et la quantification 
des PCs en utilisant le mélange ACN/eau était bien documenté [44, 95] par contre il n’y avait pas des 
études montrant la possibilité de leurs quantifications par le Me-OH/eau. Ceci nous a incités d’essayer 
de séparer les PCs par le méthanol et de comparer les résultats obtenus avec celles de l’ACN. 
Effectivement, l’analyse sur HPLC montre clairement la bonne séparation des pics de PC2, PC3 et PC4 
(Figure 3.2.a) alors qu’il y avait un chevauchement de pics pour la séparation en Me-OH/eau (Figure 
3.2.b)    
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Figure 3.2. Profil de séparation et de détection des phytochélatines en utilisant deux solvants 
organiques différents (a) l’ACN et (b) le Me-OH. Le débit était de 1mL/min. (i) représente le pic de la 
cystéine et (ii) est un dérivé du mBrB. 
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En modifiant le débit de la phase mobile de 1 mL/min à 0,5 mL/min, tous les produits et les 
sous-produits fluorescents, excepté, la cystéine avait le même temps de rétention (Figure 3.3). 
 
 
 
 
Figure 3.3. Profil de séparation et de détection des phytochélatines en utilisant le MeOH comme phase 
mobile pour un débit de 0.5mL/min. 
Le gradient d’élution a été testé dans le but d’améliorer la résolution des pics de 
phytochélatines. En variant le gradient de concentration, on fait varier le pouvoir d’élution et en 
d’autres termes, le coefficient de distribution K du soluté dans la phase stationnaire par rapport à ce qui 
est dans la phase mobile. En effet, plusieurs modifications du gradient (12 essaies) nous ont amenés à 
une séparation raisonnable des pics (Tableau III.2; Figure 3.4 a), mais deux problèmes persistaient : la 
faible efficacité (finesse des pics) et le chevauchement des pics à de fortes concentrations des PCs 
(>400 µg/mL) (Figure3.4-b). Entretemps, le prix de l’ACN a régressé, d’où le choix de reprendre 
l’ACN/eau pour le reste des expériences. 
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Tableau III.2. Résultats de l’optimisation partielle de la phase mobile (MeOH et eau) permettant la 
séparation des phytochélatines par HPLC à phase inversée. 
 
Temps de 
pompage (min) 
Gradient de concentration initial 
Temps de 
pompage 
(min 
Gradient de concentration 
« optimisé » 
MeOH Eau MeOH Eau 
0 à 20 10 → 25 % 90 → 75 % 0 à 20 10 → 25 % 90 → 75 % 
20 à 30 25 → 100 % 75 → 0 % 20 à 22 25 → 40 % 75 → 60 % 
30 à 35 100 → 10 % 0 → 90 % 22 à 38 40→ 50 % 60→ 50 % 
35 à 45 10 % 90 % 38 à 40 50 → 100% 50 → 0% 
   40 à 45 100 → 10 % 0 → 90 % 
   45 à 55 10 % 90 % 
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Figure 3.4. Chromatogramme de la séparation et la détection des phytochélatines en utilisant les 
conditions du gradient « optimisées » de Me-OH/eau (Tableau 3.1). Les analyses ont été faites à deux 
concentrations différentes de PCs : (a) 100 µg/mL; (b) 1 mg/mL. Le débit de la phase mobile était de 
1 mL/min. 
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3.1.3 Choix de la méthode de dérivatisation. 
Les standards, dans toutes les expériences antérieures, ont été dérivatisés selon la méthode de 
Morelli et coll [96]. Cette méthode  diffère légèrement de celle de Rijstenbil et coll [66] (tableau 3.3) 
qui était bien interprétée par Kawakami et coll en 2006 [44] . Nous avons donc comparé les 2 
méthodes, en utilisant les mêmes solutions (50 µg/mL) des étalons de PC2, PC3 et PC4 (Figure 3.5). Le 
détecteur donnait un meilleur signal en suivant la dérivatization de Rijstenbil et coll. ce qui nous a 
amenés à l’adopter pour la suite des expériences (méthode décrite dans la section 2.5). 
Tableau III.3. Comparaison des produits nécessaires pour la dérivatisation des PCs selon les deux 
principales méthodologies [66, 96] 
 
 Morelli et coll Rijstenbil et coll
Composé  V (µL)×C(mM)  (C finale mM) 
Tampon HEPPS  130 ×  200  (104) HEPES 615 ×  200 (123)
Agent réducteur TCEP   10 ×  10  (0,40) TCEP   25 ×  20 (0.50)
Agent fluorescent mBrB   20  ×  10  (0.80) mBrB  10 ×  100 (1,00)
Agent acidifiant MSA 20 ×  1000 (80,0) MSA 100 ×  1000  (100,0)
HEPPS (acide 3-[4-(2-Hydroxyéthyl)-1-piperazine propane sulfonique); HEPES (acide 4-(2-
hydroxyéthyl)-1-pipérazine éthane sulfonique) ; TCEP (tris (2-carboxyethyl) phosphine);  
mBrB (monobromobimane), MSA (acide métasulfonique). 
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Figure 3.5. Comparaison des signaux fluorescents pour des solutions identiques de PCs, obtenus selon 
les deux principales méthodes de dérivatisation. 
3.1.4.  Effet de la matrice sur le signal fluorescent des étalons des PCs. 
L’effet de la matrice a été évalué par la méthode d’ajouts dosée où des étalons des 
phytochélatines ont été ajoutés aux échantillons d’algues non exposées aux métaux. En effet, trois 
répliques de 200 µg/mL des PCs ont été ajoutées à des aliquotes de 250 µL de surnageant d’algues non 
exposées aux métaux et préalablement extraites selon la méthodologie de la section 2.5. Les 
échantillons ont été comparés à trois autres répliques, de la même concentration des PCs, simplement 
dans le tampon (HEPES, 200 mM, pH 8). Les solutions ont été dérivatisées et analysées par HPLC. La 
comparaison des étalons préparés en HEPES avec ceux préparés dans l’extrait d’algues nous montre 
que la matrice n’a pas eu d’effet sur les étalons. Néanmoins, à la suite à des observations ultérieures, 
les algues pouvaient parfois produire des PCs et surtout de PC2 lorsqu’elles étaient stressées en réponse 
d’une exposition à de la lumière intense ou parfois de centrifugations répétitives. Pour cela, nous avons 
décidé de toujours préparer nos étalons dans des solutions de nos algues de contrôle.  
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Figure 3.6. Effet de la matrice (algale) sur des étalons des PCs. 
 
3.1.5.  Domaine de linéarité du dosage. 
La courbe d’étalonnage a été établie en utilisant de différentes concentrations filles des PCs 
(1 µg/mL, 5 µg/mL, 10 µg/mL, 25 µg/mL 50 µg/mL, 100 µg/mL et 200 µg/mL) qui ont été préparées à 
partir d’une solution mère de 1 mg/mL. Les concentrations filles ont été ajoutées à des échantillons de 
contrôle (matrice algal), puis dérivatisées et analysées sur HPLC. Le dosage était linéaire sur toute la 
gamme de concentrations évaluées (Figure 3.7).  
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Figure 3.7. Courbe de calibration de PC2, PC3 et PC4. 
Tableau III.4. Domaine de linéarité de PC2, PC3 et PC4 
Composé 
Temps de 
rétention (min) 
Zone de linéarité 
testée (pmol) 
R2 
Pente 
(×105 mV×mL/ug) 
PC2 12,6 8,0 – 640 0.999 113 
PC3 17.0 60,0 - 528 0.999 191 
PC4 19,9 26,0 – 208 0.999 836 
 
3.2. Optimisation de l’exposition des algues aux métaux. 
Plusieurs paramètres ont été optimisés en raison de leurs impacts directs sur les résultats. Ces 
paramètres sont : le temps d’exposition des métaux, la densité d’algues nécessaires pour éviter la 
déplétion du métal en solution, la concentration du métal d’intérêt dans les milieux d’exposition, la 
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méthode d’isolation d’algues (centrifugation ou filtration) pour les expériences de bioaccumulation et 
le mode d’extraction des phytochélatines.  
3.2.1. Temps d’exposition du métal 
Le temps d’exposition optimal est le temps nécessaire pour avoir une réponse optimale en 
matière de PCs sans avoir modifié la physicochimie des métaux (déplétion des métaux traces dans la 
solution ; complexation des métaux traces par des exsudats libérés par les algues). Pour déterminer le 
temps optimal, tous les autres paramètres qui peuvent avoir un impact sur les résultats ont été fixés tels 
que la concentration (10-6 M) du métal libre (Cd), la densité cellulaire des algues (1 cm2/mL) et ainsi 
que l’isolation des algues par centrifugation (Section 2.5, isolation des algues). Les mesures de Cd 
dissous montrent une faible déplétion (2 %) après 6 h d’exposition, mais qui a eu tendance à augmenter 
avec le temps pour atteindre les 15 % après 24 h d’exposition (Figure 3.8).   
 
 
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3.8. Variation de la concentration du Cd dissous en fonction du temps. 
En ce qui concerne l’induction des PCs, on voit clairement l’augmentation de la production des 
PCs avec le temps (Figure 3.9). En effet, la concentration de PC2 a augmenté et elle avait atteint son 
maximum après 9 h d’exposition. Ensuite et à des expositions de plus longues durées, la concentration 
de PC2 détectée était plus faible. Cette diminution était probablement due à l’utilisation du PC2 pour 
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former des polymères d’ordre supérieur (PC3 et PC4) qui n’ont pas cessé d’augmenter [97]. Par 
conséquent, le choix du temps d’exposition 6 h était un compromis permettant d’avoir un bon signal 
des PCs sans trop de déplétion de Cd dissous (et aussi une facilité relative pour effectuer les 
expériences dans une journée de travail !). En effet, une exposition de 7, 8 ou même 9 h, aurait 
impliqué une durée totale de manipulation supérieure ou égale à 12 h (2 h de préparation, 6 h 
d’exposition, 4 h d’isolation d’algues). 
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Figure 3.9. Synthèse de PC2, PC3 et PC4 en fonction du temps en réponse à une exposition à 10-6 M du 
Cd2+. 
3.2.2. Isolation des algues par centrifugation ou filtration 
À la suite des expositions aux métaux, les algues doivent être récupérées, soit par centrifugation 
soit par filtration (Section 2.5, Isolation des algues). Des tests de centrifugation à une vitesse de 
rotation de 4000 rpm pendant 4 min ont montré qu’à des faibles volumes (30 mL), la quantité d’algues 
perdues était minime (3 %). Par contre, les pertes pouvaient atteindre 40 % dans le cas de l’utilisation 
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de grands volumes (400 mL) à la même vitesse de rotation pendant 8 min. La filtration a donc été 
préconisée pour la plupart des séparations algales.  
3.2.3. Densité algale (volume d’exposition) 
De longues expositions sont nécessaires pour produire des PCs, mais celles-ci peuvent entraîner une 
diminution de la concentration de Cd dissous (et bioaccumulé). Ces variations peuvent être dues à 
l'adsorption du métal sur la paroi cellulaire, la bioaccumulation du métal et la production des exsudats 
qui peuvent jouer un rôle dans la spéciation du métal dans le milieu d’exposition [98]. Une expérience 
a donc été faite afin de quantifier la variation du métal biodisponible dans les différentes conditions. 
Cette expérience a été basée sur la variation de densité d’algues dans le milieu et son impact sur les 
paramètres en question. En effet, 60 cm2 d’algues (8×104 cells mL-1) ont été ajoutés à différents 
volumes d’exposition (30 mL, 60 mL, 100 mL, 200 mL et 400 mL) contenant 10-7 M Cd2+. Ces 
concentrations algales correspondent à approximativement 2 cm2/mL, 1 cm2/mL, 0.33 cm2/mL, 0.15 
cm2/mL ou 0.12 cm2 cellules par mL. Pour une exposition de 6 h, le Cd dissous a diminué lorsque la 
densité d’algues a augmenté tandis que le Cd a été moins accumulé par les algues lorsque celles-ci 
étaient en forte densité dans le milieu.  
 
 
 
 
 
 
 
Figure 3.10. Effet de la densité cellulaire sur (a) la concentration du Cd dissous et (b) la concentration 
du Cd internalisé.  
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Selon la figure 3.9 a, la déplétion du Cd dissous a eu lieu à partir d’une densité supérieure à 0.3 
cm2/mL et celle de la bioaccumulée a plafonnée à partir d’une densité de 0.15 cm2/mL. Par conséquent, 
la densité cellulaire choisie pour le reste des manipulations était 0.15 cm2/mL. 
3.2.4. Concentration du métal d’intérêt 
Afin d’assurer l’observation d’effets significatifs, il était nécessaire de fixer la concentration du 
métal d’intérêt (le cadmium) de façon à obtenir une production considérable des PCs, tout en restant le 
plus près possible des conditions environnementales. Les algues ont été exposées à différentes 
concentrations du Cd entre 5×10-9 et 5×10-7 M pour un temps d’exposition de 6 h, une densité cellulaire 
de 0.15 cm2/mL et l’isolation d’algues était réalisée par filtration. Selon les résultats de la figure 3.11 et 
puisque notre hypothèse était que la présence d’autres métaux pourrait diminuer l’induction des PCs, la 
concentration choisie était quand même 5×10-7 M, la concentration la plus forte que nous avons 
étudiée.  
Concentration de Cd 2+ (M)
CTR 5x10-9 1x10-8 5x10-8 1x10-7 5x10-7
P
C
s 
(p
m
ol
/c
m
2 )
0
2
4
6
8
10
12
14
16
18
PC2
PC3
PC4
 
 
Figure 3.11. Induction des PCs à la suite des expositions à différentes concentrations de Cd2+. 
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3.2.5. Extraction des Phytochélatines 
La variation énorme du signal des PCs (barres d’erreur) pour une même concentration de métal 
(Figure 3.11) était un problème persistant malgré toutes les optimisations antérieures. En retournant un 
peu aux étapes préalables de l’analyse sur HPLC, l’étape qui a attiré le plus d’attention était 
l’extraction des PCs (Section 2.5, extraction des thiols) et plus précisément l’effet de la congélation qui 
ont rendu le détachement des algues et par la suite, l’extraction des PCs moins favorables. Trois 
possibilités étaient examinées : (a) la conservation directe des algues isolées sur un papier-filtre à -
80 °C ; (b) la filtration des algues suivie d’un rinçage du papier filtre et des centrifugations répétitives 
(Section 2.5, Isolation des algues) et (c) l’extraction immédiate des algues suivies par la congélation 
(Figure 3.12). Le coefficient de variation calculé (écart type/ moyenne) était 10 fois moins dans le cas c 
en le comparant à ceux de a et b (même ordre de grandeur). Par conséquent, la procédure « c » a été 
donc adoptée pour la série des expériences. 
 
 
 
Figure 3.12. Trois modes d’extraction des PCs des algues. 
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3.3. Conclusion 
Plusieurs paramètres ont été optimisés afin d’améliorer la précision et la justesse des résultats.  
Pour la suite des expériences, nous allons donc employer une phase mobile d’acétonitrile; une 
conservation des PCs à -20 ⁰C; un temps d’exposition aux métaux de 6 h; une isolation des algues par 
filtration; une densité cellulaire de 0.15 cm2/mL (i.e. 75 cm2 d’algues dans 500 mL); une concentration 
du cadmium libre de  5×10-7 M et une extraction des PCs immédiatement après leur filtration. 
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4.  ARTICLE 
Présentation de l’article 
L’objectif de cet article est de souligner la possibilité de prédiction (cas des mélanges de 
métaux) de la bioaccumulation des métaux et de leurs effets biologiques sur les algues par le modèle de 
ligand biotique (BLM). Le Cd a été choisi comme métal d’intérêt tandis que le Ca, le Cu et le Pb 
étaient des métaux compétiteurs. L’algue, Chlamydomonas reinhardtii, a été exposée en premier lieu à 
un seul métal (Cd, Cu et Pb) puis à des mélanges binaires : Cd-Ca, Cd-Cu et Cd-Pb. Les résultats de la 
bioaccumulation, après six heures d'exposition, ont montré que le Cd internalisé a diminué en présence 
des concentrations relativement élevées de Ca, Cu et Pb, cependant et contrairement à nos attentes, il a 
augmenté en présence de concentrations équimolaires de Cu. En ce qui concerne la production des 
phytochélatines (PCs), une bonne corrélation a été observée, entre la production de PCs et de la 
quantité de métaux bioaccumulés pour les mélanges binaires de Cd-Pb et Cd-Cu, mais ce n’est pas le 
cas du mélange Cd-Ca. Selon les résultats, le métal bioaccumulé était plutôt un meilleur indicateur de 
l'effet biologique (dans ce cas, la production des PCs) que le métal libre. De plus, les exceptions qui ont 
été observées montrent la déficience du BLM pour la prédiction des effets biologiques dans le cas des 
mélanges de métaux. 
Cet article a été soumis au journal Environmental Science & Technology le mois d’avril 2012. 
Je suis la seule, avec mon directeur de recherche, à y avoir contribué. Ainsi, j’ai accompli la totalité des 
expériences présentées dans cet article. L’article a été légèrement modifié pour qu’il soit compatible 
avec la totalité du mémoire. Une seule liste bibliographique a été complétée à la fin du mémoire. 
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Abstract 
The goal of the study was to determine whether metal uptake and biological effects could be predicted 
by the Biotic Ligand Model (BLM) when organisms were exposed to Cd in the presence of a second 
metal. Bioaccumulation and algal phytochelatin (PC) concentrations were determined for 
Chlamydomonas reinhardtii following a 6 hour exposure. Algae were either exposed to a single metal 
(Cd, Cu and Pb) or to a binary metal mixture of Cd and Ca, Cu or Pb as the competitor ions. 
Bioaccumulation results, after six hours of exposure, showed that Cd uptake decreased in the presence 
of relatively high concentrations of Ca, Cu and Pb, however, contrary to our expectations, Cd 
bioaccumulation increased in the presence of ca. equimolar concentrations of Cu. With respect to PC 
production, a good correlation was observed between the production of PCs and the amount of metals 
bioaccumulated for the binary mixtures of Cd-Pb and Cd-Cu, but not the Cd-Ca mixture. The results 
suggest that, in the case of mixtures, bioaccumulated metal rather than free ion concentrations are a 
better predictor of biological effect (in this case, PC production). Nonetheless, some important 
exceptions were observed, showing that other factors are also at play and that a BLM type 
(equilibrium) model may not be sufficient for predicting the biological effects of metal mixtures.  
Keywords 
bioaccumulation, phytochelatin, competition, metal mixtures, biotic ligand model 
Brief 
Algae were exposed to binary metal mixtures to determine whether metal uptake and biological effect 
(phytochelatin synthesis) could be predicted by the biotic ligand model. 
 
 
  
 
 
58
4.1 Introduction  
Metals are naturally present in the environment; however, following anthropogenic inputs or 
mobilization, they can attain levels that can cause toxicity to biota. The deleterious effects of single 
metals on organisms have been fairly well documented- indeed, single metal toxicity tests are used to 
establish most water quality criteria. In contrast, organisms inhabiting metal-contaminated natural 
waters are almost always exposed to multiple metals. The point has recently been recognized by the 
U.S. Environmental Protection Agency (EPA) as being a key gap in metal risk assessments [99]. 
Nonetheless, the interpretation of bioaccumulation or toxicity results from metal mixtures is complex 
because there are chemical interactions with constituents in the media, interactions with physiological 
processes and interactions at the site(s) of toxicity. Furthermore, trace metals may enter the organisms 
via common uptake routes or interact at independent sites. In metal mixtures, bioaccumulation may be 
both competitive and non-competitive and the presence of additional metal(s) can lead to antagonistic, 
additive or synergistic toxicological impacts [22, 100, 101]. These interactions vary depending on the 
metals, their concentrations, the exposure pathway and duration and the species and organs studied. 
The Biotic Ligand Model (BLM) has proven to be useful for estimating the acute impacts of 
single metal exposures (e.g., Cu, Ag, Cd, Zn, Ni) to aquatic biota [15]. It utilizes mechanistic 
understandings of toxic action and metal uptake in order to establish site-specific predictions of 
toxicity. The BLM modeling approach lends itself well to the incorporation of additional equilibrium 
constants as they are determined; however, the approach is dependent on understanding the interactions 
that influence metal uptake and effects. Although the BLM is fundamentally based upon the 
equilibrium interaction of trace metals in solution with sensitive biological receptors (e.g. 
bioaccumulation), it is employed to predict biological effects, often using constants that have been 
derived from organism level toxicity measurements (e.g. decrease in growth rate, photosynthesis rate, 
ATP concentration,…). The quantification of biomarkers, such as phytochelatins [102], 
metallothioneins [103] or transcript expression [104] are an alternative means to assess metal stress. In 
this paper, our working hypothesis was that the molecular level biomarkers are more likely to better 
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reflect equilibrium interactions of the metals (i.e. as predicted by BLM modeling) than the higher level 
toxicity measurements.  
Phytochelatins (PC) are involved in metal homeostasis, tolerance and detoxification [105] and 
are considered to be a good bioindicator of metal stress, especially for Cd [65] and other S binding 
metals (especially Cu, Zn, Hg, Ag, Ni and Pb). The goal of this study was to verify whether 
phytochelatin levels are well predicted by metal concentrations in solution (basis of the BLM), when in 
the presence of (binary) metal mixtures. Competing metals were selected on the basis of their ability to 
compete with Cd and/or to induce PC synthesis. Both bioaccumulation and biological effects (PC 
levels) were measured in order to provide insight into the mechanistic underpinnings of the BLM.  
4.2 Materials and Methods 
In order to reduce trace contamination, polymerware was soaked in an acid bath (0.1% HNO3) 
for at least 24 hours and then rinsed six times with de-ionized water (>18 MΩ cm; total organic carbon 
<2 μg L-1; Milli-Q, Millipore). Chemicals used in the analyses were analytical grade or better. 
Ethylenediaminetetraacetic acid (EDTA) (99%), trifluoroacetic acid (TFA) (≥99%), methanesulfonic 
acid (MSA) (≥99.5%), diethylene triamine pentaacetic acid (DTPA) (99%), monobromobimane 
(mBrB) (≥97%), tris(2-carboxyethyl) phosphine (TCEP) (98%), sodium hydroxyde (NaOH) (98%), 
calcium nitrate (CaNO3) (99%), glutathione (GSH) (>97%), phenazine metosulfate (PMS; P9625) and 
Dubelco’s phosphate buffer (D8662) were obtained from Sigma-Aldrich. HEPES (4-(2-hydroxyethyl)-
1-piperazineethanesulfonic acid, 99%) was obtained from Fisher Scientific. Analytical standards of 
cadmium, copper and lead, in addition to nitric acid (HNO3), hydrochloric acid (HCl), L-cysteine 
(>99.5%) and sodium nitrate (NaNO3) (99.99%) were purchased from Fluka Analytical. Phytochelatin 
standards: PC2, PC3 and PC4 (> 95%), were obtained from Anaspec (Fremont,CA,USA) while [3-(4,5-
dimethylthiazol-2-yl)-5-(3-carboxymethoxyphenyl)-2-(4-sulfophenyl)-2H-tetrazolium, inner salt] 
(MTS; PRG1112) was obtained from Promega (WI, USA). Finally, acetonitrile and HPLC grade water 
were obtained from TekniScience Inc.  (QC, CAN). 
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4.2.1 Culture condition 
Chlamydomonas reinhardtii (wild type CL2010), a unicellular green alga, was used for this 
study.  It is easy to grow and has a fully sequenced genome [94]. Size, growth phase, surface areas and 
cell densities were monitored during cell growth and experimental exposures using a Coulter Multisizer 
3 particle counter (50 µm orifice). C. reinhardtii was transferred from a 1.5% agar plate containing tris-
acetate-phosphate (TAP) medium [106] into a (4x) diluted liquid TAP (I=10-2 M) [26] at 20°C, under a 
12 h: 12 h light: dark cycle of fluorescent lighting (50 µmol of photons m-2 s-1) and orbital shaking (100 
rpm) (Infors HT, Multitron). At mid-log exponential growth (density: 2-3×106 cells.mL-1), cells were 
diluted into fresh media at a concentration of 105 cells.mL-1 in order to prepare the second subculture 
that would be used for the bioaccumulation experiments. The second subculture generally reached 
mid–log growth, after 3 days. Cells were pelleted by centrifugation (3300 ×g, 4 min) then washed twice 
in a metal-free experimental medium (diluted TAP without trace metals, dTAP-M, pH=7). The cell 
pellet was resuspended in either 200 mL (bioaccumulation experiments) or 500 mL (phytochelatin 
experiments) of the dTAP-M experimental medium at a final cell density of 0.15 cm2.mL-1 (ca. 8×104 
cells mL-1). All culture and experimental media were autoclaved prior to use; all manipulations of algal 
cultures were performed under laminar flow (Heraus, Germany) and all bottle borders were flame 
sterilized prior to transfers. 
4.2.2 Metal exposures 
C. reinhardtii were first cultured in a weakly complexing, experimental medium (dTAP-M) containing 
10-8, 5×10-8, 10-7, 5×10-7 or 10-6 M of Cd2+, Cu2+ or Pb2+.  In metal mixture experiments, the 
concentration of free Cd was held constant at 5×10-7 M,  while the concentration of the second metal 
was varied. Cu and Pb were added at the same free concentrations as above, while Ca was added at 4× 
10-4, 8.5×10-4, 1.5×10-3 and 3.3×10-3 M. Note that for Ca, all dTAP-M media initially contained 
8.5×10-5 M Ca, which was used to ensure the integrity of the algal cell wall. Thermodynamic 
calculations (MINTEQ version 2.5.3) were performed for each condition of added metal. These 
calculations indicated that free ion concentrations accounted for ≥57 % of the dissolved Cd, ≥ 36% of 
the dissolved Cu and ≥36% of the dissolved Pb.  Six hour exposures and low cell densities (0.15 
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cm2.mL-1) were employed in order to allow the organisms sufficient time to produce phytochelatins, 
without allowing time for significant modifications of the exposure media (production of exudates; 
depletion of metal concentrations). Bioaccumulation experiments were performed in an identical 
manner with the same cell density, except that a smaller exposure volume was used. In both cases, 
exposure to the metals was stopped by adding a small volume of EDTA (final concentration 10-3 M), 
prior to collection of the cells by filtration (3.0 µm nitrocellulose filters, Millipore). Experiments were 
performed in triplicate on three separate days (i.e. using replicate cultures).  
4.2.3 Bioaccumulation analysis 
Filters and algae were digested by adding 300 µL of ultrapure HNO3, then heating the solutions 
at 85°C until they became colorless (≈24 h). Cellular metals were quantified by graphite furnace atomic 
absorption spectrometry (Varian AA240Z) or by inductively coupled plasma mass spectroscopy 
(Perkin Elmer, NexION 300x). 
4.2.4 Phytochelatin analysis  
Phytochelatins (PCs) are metal-binding, thiol rich peptides, enzymatically synthesized by 
eukaryotes upon exposure to excessive amounts of several metals. Their main structure is (γ-Glu-Cys)n-
Gly where n = 2-11 [59]. Filters and algae were placed in microtubes (1.5 mL, Eppendorf) containing 1 
mL of 0.12 M HCl and 5 mM DTPA in order to minimize oxidation of the thiols [36]. Phytochelatins 
were extracted by ultrasonicating the cells (4 °C, 5 min), followed by centrifugation (13000 ×g, 20 min, 
4 °C) to remove cell debris. The pH of 250 µL aliquots of the supernatant was adjusted to pH 8-9 in 
order to deprotonate the thiol groups, thus favoring the derivatization reaction [107]. Samples were 
buffered by adding 615 µL of 200 mM HEPES/5mM DTPA and 25 µL of TCEP. After 15 min in the 
dark, 10 µL of 100 mM mBrB (fluorescent reagent) were added to the mixture and the reactions were 
stabilized by adding 100 µL of 1 M MSA. The derivatized samples were filtered using 0.2 µM nylon 
syringe filters (Microliter Analytical Supplies, GA, USA) and then stored at 4 °C until analysis by 
HPLC. 
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4.2.5 HPLC analysis 
PC2, PC3 and PC4 (n=2, 3, 4) were quantified using high performance liquid chromatography 
coupled with fluorescence detection [44]. The HPLC system (Jasco LC-Net II/ADC) consisted of a 
pump (PU-2089 plus), degasser, autosampler (Intelligent Autosampler AS-2055), a 200 µL sample 
loop and a fluorescence detector (Jasco FL-2020 plus) operating with an excitation wavelength of 380 
nm and an emission wavelength of 470 nm. A 150 × 4.6 Atlantis C-18 column and a 20 × 4.6 Atlantis 
C-18 guard column were used to separate the phytochelatins. The column temperature was fixed to 40 
°C. Solvent A consisted of diluted TFA (1000x, v/v), solvent B consisted simply of acetonitrile. The 
gradient profile was 0-20 min, 10-25% B;  20-25 minutes, 25- 100% B;  25 to 30 min, 100% B; 30-35 
min, 100-10% B (column cleaning) 35 to 45 minutes, 10% B (re-equilibration). Flow rate was held 
constant at 1.0 mL.min-1.  
4.2.6 Cellular viability 
Viable cells were quantified by a colorimetric method based on dehydrogenase activity. In the 
presence of an electron coupling reagent (PMS), MTS is bioreduced by the cells to formazan, which 
has a strong absorbance at 490 nm. The quantity of formazan produced is directly proportional to the 
number of living cells in culture [108, 109].  
4.3 Results 
4.3.1 Single metals 
The 3 phytochelatins (PC2, PC3 and PC4) were first quantified in the presence of increasing Cd2+ 
(Figure 4.1a), Cu2+ (Figure 4.1b) and Pb2+ (Figure 4.1c) concentrations. Cd most strongly induced the 
synthesis of all three PCs, followed by Cu. For example, for the exposure to 10-6 M of the metals, Cd-
induced 2x more PC2, 4x more PC3 and 12x more PC4 more than Cu. Pb had no visible effect on PC 
production with values measured at 10-6 M not being significantly different from those produced in the 
control algae (absence of metal).   
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Figure 4.1. Phytochelatins produced by C. reinhardtii after 6 hours of exposure to various 
concentrations of (a) Cd2+, (b) Cu2+ and (c) Pb2+. Error bars represent standard deviations obtained 
from triplicate experiments. For PC2, treatments that do not share a common letter are significantly 
different (one way ANOVA, Tukey test at p < 0.05). 
 
4.3.2 Binary mixtures of metals 
Influence of the second metal on Cd bioaccumulation. In the presence of a competitor, the 
BLM can predict either no effect (independent sites) or a decreased (same site) bioaccumulation of the 
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primary metal [24, 104]. In these experiments, the concentrations of three competitors were varied for a 
constant exposure concentration of Cd2+ (5x10-7 M).  
Influence of Ca on bioaccumulation and phytochelatin production. No control exposure was 
performed in the complete absence of Ca, given that it was always necessary to have at least 8.5x10-5 M 
Ca in order to maintain the cell wall integrity of C. reinhardtii [98]. Additional Ca concentrations were 
selected based upon environmental relevance and previously published internalization constants [26]. 
As expected, the addition of Ca reduced Cd biouptake by up to 44% (Figure 4.2a). Since Ca is not 
known to induce phytochelatin synthesis, we hypothesized that its increased concentration would 
decrease PC production in line with the decreased Cd biouptake. In fact, while the concentration of PC4 
decreased with increasing Ca (15x less than the control), there was no significant change in PC3. 
Contrary to our expectations, PC2 nearly doubled (Figure 4.2b).  
Influence of Pb on bioaccumulation and phytochelatin production. In the case of Pb-Cd 
interactions, the addition of Pb (10-8-10-6 M) had no significant effect on Cd uptake. Similarly, the 
addition of Pb had no significant effect on PC production – none of the PC demonstrated any 
significant differences over the wide range of examined competitor concentrations (Figure 4.3b). Based 
upon the expectation of a significant reduction in Cd bioaccumulation in the presence of Pb (Kola and 
Wilkinson, 2005), an additional experiment was performed to see if very high concentrations of Pb 
(5×10-6 M) could reduce Cd biouptake (red point, Figure 4.3a). Indeed, a reduction of 56% in the Cd 
biouptake flux was observed with respect to the control under these conditions. Nonetheless, at these 
high Pb concentrations, the viability of the cells decreased by 68% with respect to the control (i.e. 
reduction in formazan absorbance in the presence of 5 μM, Fig. 4.7), leading us to believe that the 
reduced biouptake may have been due to high toxicity and cell mortality rather than competitive 
interactions at the cell surface. 
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Figure 4.2. (a) Intracellular Cd concentrations (mol/cm2) and (b) PC concentrations (PC2, PC3 and PC4) 
produced in the presence of 5x10-7 M Cd2+ and a range of Ca2+ concentrations. Error bars represent 
standard errors obtained from three biological replicates. For PC2, treatments that do not share a 
common letter are significantly different (one way ANOVA, Tukey test at p < 0.05).  
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Figure 4.3. (a) Intracellular Cd concentrations (mol/cm2) and (b) PC concentrations (PC2, PC3 and PC4) 
observed in the presence of 5x10-7 M Cd2+ over a wide range of Pb2+ concentrations. Error bars 
represent the standard errors obtained from three biological replicates. For PC2, treatments that do not 
share a common letter are significantly different (one way ANOVA, Tukey test at p < 0.05). 
Corresponding intracellular Pb concentrations are provided in Fig. 4.8.  
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Influence of Cu on bioaccumulation and phytochelatin production. Somewhat counter 
intuitively, the addition of low concentrations of Cu (<10-6 M), resulted in a significant increase in Cd 
biouptake. Only for Cu concentrations >10-6 M, did bioaccumulation decrease to levels that were seen 
in the absence of Cu (Figure 4.4a). The production of phytochelatins also increased with increasing Cu 
concentrations (Figure 4.4b). For example, an 8 fold increase in PC2 and a 3fold increase in PC3 were 
observed when an equimolar concentration (5x10-7 M) of Cu was added to the Cd exposure medium.  
PC4 increased up to 5x with increasing Cu2+ but subsequently decreased at the higher Cu2+ 
concentrations. At the highest concentration of added Cu (10-6 M), all three phytochelatins decreased, 
likely due to cell death or additional cell stress (Fig. 4.7) [101].  
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Figure 4.4. (a) Intracellular Cd (mol/cm2) and (b) PC concentrations (PC2, PC3 and PC4) observed in 
the presence of 5x10-7 M Cd2+ and a range of Cu2+ concentrations. Error bars represent the standard 
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errors obtained from three biological replicates. For PC2, treatments that do not share a common letter 
are significantly different (one way ANOVA, Tukey test at p < 0.05). Corresponding intracellular Cu 
concentrations are provided in Fig. 4.7.  
4.4 Discussion 
Microorganisms produce PCs in response to metal exposure. The amounts of PCs that are 
synthesized depend on the algal species, the metal and the exposure concentration [66, 102]. While the 
interaction of metals are well known to cause additive, synergistic or antagonistic effects on organism 
health [23], it is less well known how more specific indicators such as PC production [110], 
transcriptomic responses [104] or oxidiative stress [111] react to multiple stressors.  
The present study on C. reinhardtii, confirms that Cd and Cu are potent inducer of PCs, in 
agreement with several prior studies [43]. In contrast to the results of Scheidegger et al. [97], 
significant PC induction was not observed following short term exposures of C. reinhardtii to Pb. It is 
presently unclear why differences between the two studies were observed, however, it may be due to 
differences in the experimental media, laboratory strains or exposure times.  
The study was designed to test a BLM type approach for predictions of the bioavailability of 
binary metal mixtures. It is currently unclear whether metal mixtures should be modelled using a single 
or multiple, independent uptake sites [23]. For a single uptake site in the presence of multiple metals, 
the BLM will always predict competitive interactions leading to decreased bioaccumulation and 
decreased toxicological effects (or no change). In contrast, for a model invoking independent uptake 
sites, the presence of a second metal should result in no change to bioaccumulation and either similar 
or increased toxicological effects as compared to single metal exposures.   
Cd uptake decreased in the presence of Ca, increased in the presence of Cu and was unchanged 
in the presence of Pb in agreement with a number of previously published results (e.g. decrease of Cd 
uptake by Hyalella azteca in the presence of Ca, [112]; increase of Cd uptake in the presence of Cu 
[104];  unchanged Cu uptake in the presence of Pb  [32]; unchanged Cd uptake in the presence of Pb 
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[104]). The observation of increased Cd biouptake in the presence of Cu cannot be predicted by an 
equilibrium model such as the BLM, although the presence of Cu has previously been shown to 
increase bioaccumulation of a second metal [113]. For example, Chen et al. invoked a feedback 
mechanism involving multiple transporters to explain their observations of increasing Pb 
bioaccumulation in the presence of Cu. Komjarova and Blust [100] suggested that a competition 
between Cu and Pb at the Na and Ca uptake channels may have led to some of the complex patterns 
that they observed.  
Quantities of PCs observed following exposure to the binary mixtures (Cu-Cd and Pb-Cd) could 
not be predicted from simple addition of PC concentrations obtained from the corresponding single 
metal exposures (Figure 4.5). In the case of independent receptors and additive effects, all of the data 
points should have fallen on the 1:1 line in Fig. 4.5. In contrast, if a competitive interaction at a single 
transport site is hypothesized, data points should fall on or below the 1:1 line. Synergistic interactions, 
not predictable by BLM modeling, are identified by points falling significantly above the line. Indeed, 
based upon the ionic concentrations of the metals in solution, several of the measured values of PC2 
and PC3 produced in the Cd-Cu mixture were higher than values predicted from the simple additive 
response of observations obtained for single metals. Calculations based upon the total quantity of 
polypeptide (PCn = 2PC2+3PC3+4PC4) also showed a synergistic effect, however, this was largely due 
to the dominant influence of PC2 concentrations on the sum. In contrast, observed PC4 values were 
consistently lower than predicted values (antagonistic response).  
PC quantities measured following the addition of Pb were less (3-28%) than quantities 
predicted from a strictly additive response (Figure 4.5). Such a result is surprising given that no effect 
on bioaccumulation was observed for Pb. The results for the addition of Ca were also unexpected. 
Since Ca was not a known inducer of PC, PC levels were not determined for single metal exposures to 
this metal. Nonetheless, based upon the observed increase in PC2 and the observed decrease in PC4 
(Fig. 4.2), it is clear that neither the purely additive nor the competitive model would adequately 
predict effects under these conditions. The results show clearly that PC synthesis for these binary metal 
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mixtures cannot be predicted from single metal exposures using bulk water concentrations of the free 
metals. 
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Figure 4.5. Observed phytochelatin concentrations, (a) PC2, (b) PC3, (c) PC4 and (d) PCn, in the Cu-Cd 
(black circles) and Pb-Cd (red triangles) mixtures as a function of predicted values obtained by adding 
PC values from the corresponding individuals metals’ exposures (from Fig. 1). Data points falling on 
(a) (b) 
(c) (d) 
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the dashed line represent values that can be predicted from a strictly additive relationship; points below 
the line represent less than additive effects (antagonistic) while points above the line correspond to 
greater than additive effects (synergistic effects). PCn concentrations are determined as the sum of the 
thiol concentrations (PCn=2PC2+3PC3+4PC4). Fig. 4.5a: R2=0.54; Fig. 4.5b: R2=0.09; Fig. 4.5c: 
R2=0.37; Fig. 4.5d: R2=0.23 
It is also possible to take competition effects into account by determining PC concentrations 
based upon bioaccumulated metal rather than free metal concentrations in solution (Fig. 4.6). In this 
case, the role of Ca could also be determined (Fig. 4.6a) by assuming that Ca alone would not induce 
PC synthesis. Overall, the use of bioaccumulation data as opposed to free metal concentrations in 
solution generally improved predictions of PC synthesis (c.f. Fig. 4.6b and. Fig. 4.5). Indeed, PC 
concentrations that were predicted on the basis of actual Cd biouptake were well correlated to observed 
concentrations (R2 ranging from 0.5 to 0.85). Nonetheless, it is noteworthy that observed PC2 
concentrations were higher than predicted (synergistic effect) in mixtures containing both Ca (Fig. 
4.6a) and Cu (Fig. 4.6b). Indeed, in the presence of Ca, the observation of decreased Cd biouptake and 
increased PC synthesis can, under no conditions, be reconciled by equilibrium modeling (i.e. BLM). 
Finally, PC3 and PC4 appeared to be better predictors of competitive effects than PC2; however, this 
may have been due to the smaller concentrations (and thus smaller variations) that were measured.   
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Figure 4.6.  Observed phytochelatin concentrations observed after an exposure to 5×10-7 M Cd2+ and 
variable concentrations of (a) Ca, (b) Cu and (c) Pb. In contrast to Fig. 5, predictions were based upon 
values obtained from observed Cd bioaccumulation (as opposed to free ion concentrations in solution).  
Points falling on the dashed line represent values that can be predicted from a strictly additive 
relationship; data points below the line represent less than additive effects (antagonistic) while points 
above the line correspond to greater than additive effects (synergism). PCn concentrations are 
determined as the weighted sum of the thiol concentrations (PCn=2PC2+3PC3+4PC4). Fig. 4.6a: 
R2=0.50; Fig. 4.6b: R2=0.71; Fig. 4.6c: R2=0.85.  
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4.5 Environmental implications 
Clearly, simple equilibrium modeling was not sufficient for accurately predicting the molecular 
level effects of these simple metal mixtures. Nonetheless, a factor of 2 agreement with the BLM is 
generally considered to be acceptable for monitoring purposes. If we remove cases where the response 
was plus or minus an order of magnitude OR where the observed response was less than that predicted 
(i.e. model predictions are overprotective), then only a limited number of cases merit added attention. 
Significant (>2x), non-predictable, synergistic responses were observed for the effects of Cd in the 
presence of both Ca and Cu. The results involving Ca are particularly worrisome given that it is 
generally accepted that water hardness has a protective effect on metal toxicity. Indeed, Cd 
bioaccumulation clearly decreased in the presence of Ca (Fig. 4.2a). This result will therefore merit 
further study.  Mixture effects were also difficult to predict when Cu was added to the exposure 
solutions containing Cd.  An increase in Cd bioaccumulation, following the addition of Cu, also cannot 
be predicted by an equilibrium model.  While the BLM can be easily modified to account for an 
increased effect due to the presence of an additional metal, it cannot (yet) predict synergistic (greater 
than additive) effects. Metal mixtures causing non predictable, synergistic effects clearly should be one 
of the priorities of regulatory agencies and at the very least should merit further, in-depth, study.  
Finally, while this study focused on a molecular level response to metal mixtures, it must be 
noted that toxicity is a complex response resulting from numerous molecular level pathways.  If 
impossible to predict the response for a relatively simple pathway such as peptide synthesis or 
transcriptomic response [104], then it will certainly be necessary to be extremely careful when 
predicting complex responses at the level of the organism or populations of organisms. 
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4.7 Supporting information 
[Pb2+] (x10-8M)
0 1 10 100 500
A
bs
or
ba
nc
e 
(4
90
 n
m
)
0.00
0.02
0.04
0.06
0.08
0.10
0.12
   a
  
     a
  a
    a
  
     b
(a)
[Cu2+] (x10-8M)
0 1 10 100
A
bs
or
ba
nc
e 
(4
90
 n
m
)
0.00
0.02
0.04
0.06
0.08
0.10
0.12
a
  b
  b
  c
(b)
 
Figure 4.7. Viability of the cells as given by the formazan production of the viable cells in the presence 
of 5x10-7 M Cd2+ and a range of (a) Pb2+ (b) Cu2+. 
 
Influence of Cd on Cu and Pb uptake. For the metal mixture experiments, bioaccumulation 
was also verified for Cu and Pb in the presence of 5x10-7 M Cd2+. As expected, metal biouptake 
increased as a function concentration of metal in the bulk solution. Previously, Cu and Pb uptake were 
measured in the presence and the absence of Cd2+ [104]. For the range of concentrations used in this 
study, no differences were observed between uptake values.  
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Figure 4.8. Intracellular metal concentrations for (a) Pb and (b) Cu as a function of the free ion 
concentrations in the bulk solution at a fixed Cd2+concentration of 5x10-7 M.  
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Conclusion 
Somme toute, cette étude a permis de constater que le métal bioaccumulé est un meilleur 
prédicteur d’effets biologiques (c.-à-d. production des phytochélatines) chez Chlamydomonas 
reinhardtii. Par rapport aux modèles utilisés par des instances gouvernementales, le modèle des ligands 
biotiques était généralement acceptable pour prédire les résultats de mélanges des métaux (à 
l’exception de Cu-Cd). L’originalité de cette étude réside dans le fait que personne n’avait encore 
quantifié les phytochélatines après exposition aux mélanges de métaux en surveillant, en même temps, 
les quantités des métaux bioaccumulés dans les algues. Ainsi, ces résultats contribueront à améliorer la 
compréhension de la bioaccumulation des mélanges de métaux aussi bien que leurs effets toxiques sur 
les algues (synergiques, antagonistes ou même sans effets). À ceci, s’ajoutent les optimisations du 
protocole de bioaccumulation et d’extraction des phytochélatines qui peuvent servir comme base pour 
des expériences ultérieures. La prochaine étape sera d’évaluer plus profondément l’effet du Ca, étant 
donné qu’une diminution de la bioaccumulation a été accompagnée d’une production exagérée de la 
cystéine et du PC2. D’autre part, des études d’autres mélanges de métaux seront utiles afin de mieux 
clarifier les critères clés pour améliorer la prédiction des effets des métaux dans l’environnement.  
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